Remoción de los inhibidores de la fermentación etanólica usando  membranas de polidimetilsiloxano (PDMS) por pervaporación by Jaramillo Pineda, Oscar Johnny et al.
51
Remoción de los inhibidores de la fermentación etanólica usando 
membranas de polidimetilsiloxano (PDMS) por pervaporación
Removal of ethanolic fermentation inhibitors using 
polydimethylsiloxane (PDMS) membranes by pervaporation
Oscar Johnny Jaramillo Pineda; Miguel Ángel Gómez García; 
Javier Fontalvo Alzate*
Universidad Nacional de Colombia - Sede Manizales - Facultad de Ingeniería y Arquitectura - 
Departamento de Ingeniería Química – Laboratorio de Intensificación de Procesos y Sistemas Híbridos - 
GIANT: Grupo de Investigación en Aplicación de Nuevas Tecnologías - 
Cra 27 No. 64-60, Manizales, Apartado aéreo 127 - Colombia.
* jfontalvoa@unal.edu.co
Fecha Recepción: 15 de enero de 2012
Fecha Aceptación: 5 de abril de 2012
Resumen
La producción de etanol a partir de materiales lignocelulósicos incluye procesos de pretratamiento, hidrólisis 
y fermentación. Durante la etapa de pretratamiento e hidrólisis se producen compuestos no deseables para la 
fermentación. La toxicidad de estos compuestos, llamados inhibidores, sobre los microorganismos es uno de los 
principales factores limitantes en el rendimiento de etanol durante la fermentación. Aunque han sido propuestos en 
la literatura diferentes métodos biológicos, físicos y químicos para eliminar estos compuestos inhibidores, el uso de 
tecnologías de membrana ha recibido poco interés como método de remoción, y específicamente, hasta la fecha no 
se conocen estudios en donde se use la pervaporación como método  de detoxificación. En este estudio se preparó 
y evaluó el desempeño de una membrana de polidimetilsiloxano (PDMS) para la remoción de inhibidores  presentes 
frecuentemente en el pretratamiento e hidrólisis ácida de material lignocelulósico proveniente del bagazo y las hojas 
de caña de azúcar. La membrana preparada permite la remoción de ácido acético, ácido fórmico y furfural. No se 
encontró permeación alguna del ácido levulínico, xilosa, glucosa y hidroximetilfurfural (HMF). Los resultados indican 
que es posible realizar la detoxificación de hidrolizados del bagazo y las hojas de la caña de azúcar mediante 
pervaporación.
Palabras clave: pervaporación, hidrólisis de bagazo, inhibidores, intensificación de procesos, tecnología de 
membranas.
Abstract
Pretreatment and fermentation are previous processes for ethanol production from lignocellulosic material. During 
pretreatment, several undesirable compounds are formed. These compounds, known as inhibitors, reduce yeast 
activity and they are one of the main limiting factors of ethanol yield in the fermentation process. Although, several 
biological, physical, and chemical processes have been proposed in the literature to remove inhibitor compounds, little 
attention has received membrane technology as a removal alternative. To date, there are not known studies where 
pervaporation has been used as a removal technology for inhibitors. In this work, a membrane of polydimethylsiloxane 
(PDMS) was prepared and experimentally evaluated for removal of inhibitors usually produced from pretreatment 
and acid hydrolysis of bagasse and leaves of sugar cane. The prepared membrane is able to remove acetic acid, 
formic acid and furfural. Levulinic acid, xylose, glucose and hydroxymethylfurfural (HMF) did not permeate through 
the membrane. These results show that it is possible to detoxicate hydroxylates from bagasse and leaves of sugar 
cane by pervaporation.
Keywords: pervaporation, hydrolysis of bagasse, inhibitors, process intensification, membrane technology.
rev.ion, 2012;25(1):51-59. Bucaramanga (Colombia).
rev.ion, 2012;25(1):51-59. Bucaramanga (Colombia).
52
Introducción
Para el año 2013 se estima que en Colombia 
la producción de bioetanol alcanzará más de 
513ML cuando entren en operación las plantas 
de Bioenergy (Meta) y de Agrifuels (Magdalena). 
Y en el 2015, con la entrada en operación de 
tres proyectos más, la producción de alcohol 
podría alcanzar más de 800ML [1]. Las plantas 
productoras de etanol existentes y las nuevas 
que entrarán en operación producirán el etanol 
a partir del jugo de la caña de azúcar. Esto 
implica que sólo se puede ampliar la producción 
sembrando más tierra. Por ejemplo para la planta 
Bioenergy, con la cual se estima una capacidad de 
producción de 0,48ML de etanol diarios, se deben 
sembrar y cosechar 125x106 m2 más para cumplir 
con los requerimientos de 6,8kt diarias de caña 
de azúcar [2]. No obstante, si se aprovechan los 
residuos agroindustriales de la caña de azúcar, 
caña panelera y caña miel se puede producir más 
etanol sin aumentar el área cultivada.
El microorganismo con mayor capacidad para la 
fermentación de la xilosa es la levadura de la Pichia 
stipitis, que en fermentaciones por lotes produce 
entre 41 y 50x10-3kg/L de etanol con rendimientos 
del 0,44-0,48kg etanol/kg de xilosa [3,4]. Sin 
embargo, en general, las levaduras que fermentan 
xilosa cuando se comparan con la levadura 
Saccharomyces cerevisiae son más vulnerables 
a los compuestos inhibidores como el furfural y 
compuestos fenólicos [5,6]. Para convertir la xilosa 
en etanol es necesario detoxificar el hidrolizado, y 
así realizar la fermentación en tiempos cortos y 
obtener rendimientos mayores al 80%p.
Entre los principales compuestos tóxicos que 
se generan en la hidrólisis ácida de materiales 
lignocelulósicos están los compuestos fenólicos, 
los furaldehídos ((hidroximetilfurfural - HMF y 
furfural) y los ácidos alifáticos (acético, fórmico 
y levulínico) todos ellos formados durante la 
etapa de pretratamiento. El proceso de remoción 
de inhibidores se puede llevar a cabo por 
métodos biológicos, químicos y físicos [7–9]. Los 
acondicionamientos biológicos generalmente 
remueven los compuestos fenólicos de forma 
efectiva (~80-90%); no obstante, tienen tiempos 
de detoxificación de días y a veces no remueven 
los furaldehídos y generan pérdidas de azúcar 
[10,11]. Evaporación, nanofiltración, electrodiálisis 
y extracción (en fase líquida o sólida) están 
incluidos entre los acondicionamientos físicos. La 
evaporación remueve completamente el furfural y 
gran parte del ácido acético y fórmico (~40-70%p) 
pero no remueve efectivamente los compuestos 
fenólicos [11,12]. Las tecnologías de membrana 
como la nanofiltración y electrodiálisis han sido 
usadas para la detoxificación y concentración 
simultánea de los hidrolizados hemicelulósicos, 
pero la literatura reporta pérdidas de azúcar 
y poco acerca de la eficacia en la remoción 
de los compuestos tóxicos [13–16]. Entre los 
solventes efectivos para la extracción en fase 
líquida de los compuestos fenólicos está el 
acetato de etilo con remociones hasta del 80%, 
aunque casi siempre por esta técnica hay que 
evaporar para retirar la fracción remanente de 
solvente [17,18]. Por extracción en fase sólida 
las resinas de intercambio aniónico o catiónico, 
las zeolitas y el carbón de madera son efectivos 
en la remoción de furfural y los compuestos 
fenólicos con remociones de ambos mayores al 
70%, no obstante, la resina y las zeolitas generan 
pérdidas de azúcares mayores al 5% [11,19,20]. 
Por último están los acondicionamientos químicos 
en donde los compuestos tóxicos reaccionan con 
agentes reductores convirtiendo los furaldehídos 
(HMF y furfural) y compuestos fenólicos en 
sustancias menos tóxicas [21]. La desventaja del 
acondicionamiento químico son las pérdidas de 
azúcares [22] y la formación de un precipitado que 
requiere una filtración posterior.
Hasta el momento no se conocen estudios de 
pervaporación como método de acondicionamiento 
de hidrolizados y concretamente el uso de 
membranas de polidimetilsiloxano (PDMS). 
Sagehashi et al. [23] estudiaron la remoción de 
furfural, ácido acético y fenoles por pervaporación 
de una solución acuosa generada a partir de la 
descomposición de material lignocelulósico por 
pirólisis, los factores de enriquecimiento oscilaron 
entre 20-70 para furfural y fenoles en el intervalo 
de temperatura de 40-120ºC. 
En este estudio se preparó y evaluó el desempeño 
de membranas de polidimetilsiloxano PDMS en la 
remoción selectiva de compuestos inhibidores. Se 
determinan las permeancias y selectividades de 
los azúcares (glucosa y xilosa), ácidos orgánicos 
(acético, fórmico y levulínico) y furaldehídos 
(hidroximetilfurfural y furfural) para establecer si 
las membranas son eficientes en la remoción de 
los compuestos tóxicos sin pérdidas de azúcares 
con el objetivo de contribuir en la solución de uno 
de los principales obstáculos en la fermentación 
de las pentosas y hexosas para la producción de 
etanol.
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Metodología
La caña de azúcar usada en este estudio fue 
recolectada en la zona rural del departamento de 
Caldas por FEDEPANELA, variedad POJ28-78. 
La caracterización de las hojas y el bagazo se llevó 
a cabo siguiendo el procedimiento de laboratorio 
“Determination of Structural Carbohydrates and 
Lignin in Biomass” de la agencia NREL [24]. 
La membrana se fabricó por recubrimiento de 
PDMS sobre soportes cerámicos tubulares de 
3mm de diámetro y 0,3m de longitud mediante 
la técnica de “dip-coating” con espesores de 
aproximadamente 1micrómetro [25]. Los soportes 
constituidos de α-Al2O3 tienen una porosidad del 
30% con diámetros de poro de 300nm, sobre el 
soporte se depositó g- Al2O3 con un tamaño de 
poro inferior a 80nm [26]. Como capa superficial 
se depositó el PDMS.
Los experimentos de pervaporación se llevaron 
a cabo en un vaso enchaquetado a diferentes 
temperaturas (35, 50 y 65ºC). En este vaso se ubicó 
la solución de retenido y la membrana Figura 1. El 
volumen de retenido (2L) fue suficientemente 
elevado para asegurar composiciones del 
retenido en esencia constantes durante cada 
experimento. Mayores detalles de este equipo 
experimental se pueden encontrar en otra parte 
[26–28]. La presión del permeado (< 500N/m2) 
se obtuvo mediante una bomba de vacío y el 
permeado fue condensado con una trampa con 
nitrógeno líquido. 
La composición química de la solución de 
retenido permaneció esencialmente constante 
durante todo el experimento, siendo: glucosa 
(1,9g/L), xilosa (22,7g/L), ácido fórmico (0,89g/L), 
ácido acético (2,9g/L), ácido levulínico (0,95g/L), 
HMF (0,56g/L) y furfural (0,47g/L).
El retenido fue mezclado con un agitador 
magnético (900rpm) para minimizar los efectos 
de resistencia a la transferencia de masa y calor 
sobre la superficie de la membrana. Se tomaron 
muestras de retenido y permeado en función del 
tiempo por periodos de 0,33 a 0,58h. El tiempo de 
estabilización se identificó cuando las diferencias 
relativas entre los datos de flujo másico total en 
función del tiempo fueron bajas (< 1,3%), esto 
ocurrió en general después de 5 mediciones o 
periodos.
La masa total (Mtotal) del permeado se determinó 
por gravimetría y el flujo másico total a través de 
la membrana (kg/m2h) se determinó así:
(1)
El flujo másico por componente a través de la 
membrana se determina a partir del flujo másico 
total a través de la membrana y la composición 
del permeado. Las composiciones de retenido 
y permeado se determinaron por cromatografía 
líquida de alta presión (HPLC) con un detector 




Figura 1. Esquema del equipo de pervaporación.
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Donde  y  son las concentraciones molares 
del componente i en el permeado y retenido, 
respectivamente; ji es el flujo molar; Ji es el flujo 
másico; Mi es el peso molecular del componente i; yi 
y xi son las composiciones molares del componente 
i en el permeado y retenido, respectivamente; l 
es el espesor de la membrana; pi0 es la presión 
de vapor del componente i puro; piR y piP son las 
presiones parciales del componente i en el retenido 
y permeado, respectivamente; γi es el coeficiente 
de actividad (calculado por el método de UNIFAC-
Dortmund) del componente i; Pi es la presión en 
el permeado y PjG está definido por la ecuación 
4 aplicada al componente de referencia j. En las 
selectividades y factores de separación de cada 
compuesto, reportados en este artículo, se toma el 
agua como componente de referencia.
Resultados y Discusión 
Los resultados de la caracterización de los 
residuos de la caña panelera en porcentaje 
en base seca se reportan en la Tabla 1. El 
contenido de holocelulosa fue del 56,9%p para 
bagazo y 53,6%p para las hojas. Comparando la 
composición de los carbohidratos del bagazo y las 
hojas de la caña panelera de la región de Caldas 
con el resultado promedio calculado a partir de 
información reportada en la literatura [30–37], se 
encontró que el contenido fue menor en 6,4%p 
para celulosa y 6,0%p para hemicelulosa.
En Colombia en el año 2009 la superficie total 
sembrada de caña panelera fue de 19x108m2, 
por lo tanto, a nivel nacional se producen 
aproximadamente 2,62Mt de bagazo y 0,72Mt 
de hojas [38]. Asumiendo rendimientos en la 
sacarificación y fermentación del 80%p en xilosa y 
del 90%p en glucosa y a partir de los resultados de 
la Tabla 1 es posible producir 302 y 278L de etanol 
por tonelada de bagazo y hojas, respectivamente. 
A continuación se presentan algunas definiciones 
que se utilizan en este artículo para evaluar 
el desempeño de las membranas [29]. Las 
definiciones se aplican para mezclas binarias y 
se extienden para sistemas multicomponentes 








Tabla 1. Composición química del bagazo y hojas de la caña panelera de la región de Caldas.
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Xilosa Glucosa Ácido acético Furfural
H2SO4 21,6 3,0 3,65 0,50 [39]
HCl 22,6 3,77 3,59 1,54 [40]
HNO3 19,8 1,00 2,33 1,05 [41]
H3PO4 17,0 1,5 3,6 0,4 [42]
Sintético 22,7 1,9 2,9 0,47 Este estudio
Estos resultados implican que los residuos de la 
caña panelera en Colombia representan alrededor 
de 320ML de etanol al año, si se utiliza la tercera 
parte de éstos.
La composición del hidrolizado sintético se 
escogió de acuerdo con los resultados reportados 
en la literatura de hidrolizados ácidos a partir de 
bagazo de caña (ver Tabla 2). La composición de 
los residuos de la Tabla 1 se comparó con aquellos 
reportados en las referencias presentadas en 
la Tabla 2. La composición de los residuos está 
dentro de los valores de concentración reportados 
en la literatura y consecuentemente se esperan 
los valores de concentración de los diferentes 
inhibidores, como se reportan en la Tabla 2.
Del hidrolizado sintético sometido a pervaporación 
se determinó que permearon el agua, el ácido 
acético, el ácido fórmico y el furfural. Por el 
contrario, no permearon los azúcares (xilosa, 
glucosa), el ácido levulínico y el hidroximetilfurfural. 
Las permeancias del ácido levulínico, HMF, 
glucosa y xilosa posiblemente son cero porque, 
los dos primeros compuestos tienen una presión 
de vapor muy baja y en los azúcares esta presión 
es básicamente nula.
Los valores de flujo por componente a través 
de la membrana y los factores de separación 
obtenidos a partir de los datos experimentales 
para diferentes temperaturas se muestran en 
la Figura 2. Cuanto mayor es la temperatura 
mayor es el flujo por componente (Figura 2A) 
y consecuentemente, el flujo total. El factor 
de separación se incrementa levemente con 
la temperatura para el furfural, ácido acético 
y ácido fórmico, sin embargo para el agua 
disminuye (Figura 2B). Se podría inferir que la 
membrana es “selectiva” retirando agua (bH2O ≥ 
5,0) y furfural (bfurfural  4,0) porque los factores 
de separación son mayores a la unidad, mientras 
que para ácido acético y fórmico son menores a 
la unidad. Sin embargo, factores de separación 
mayores a la unidad no implican necesariamente 
membranas selectivas [29].
Figura 2. Flujos por componente (A) y factor de separación (B) en función de la temperatura.
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La permeancia es el flujo molar a través de la 
membrana por componente normalizado respecto 
de la fuerza impulsora aplicada. En la Figura 3A se 
observa que la permeancia casi no cambia para el 
agua. Consecuentemente el flujo de agua a través 
de la membrana depende por completo de su fuerza 
impulsora. Se debe notar que cuanto mayor es la 
temperatura, mayor es la presión de vapor del agua 
en el retentado (o mayor la fuerza impulsora). En 
cambio, las permeancias del ácido fórmico y ácido 
acético cambiaron aun cuando se sustrae el efecto 
de la fuerza guía, Figura 3A. A 35ºC la permeancia 
fue de 0,194kgmol x m-2h-1bar-1 para ácido fórmico y 
de 0,175kgmol x m-2h-1bar-1 para ácido acético, y a 
65ºC aumentaron hasta 0,406kgmol x m-2h-1bar-1 y 
0,286kgmol x m-2h-1bar-1, respectivamente.
En la Figura 3B se reporta la selectividad de la 
membrana (Ec. 6) y se traza una línea continua 
que representa una membrana que no contribuye 
a la separación (ai = 1). En esta figura se observa 
que la membrana es solo selectiva al agua y 
que la selectividad aparente de la membrana 
retirando furfural observada en la Figura 2B 
se debe a su volatilidad. Si se compara con la 
evaporación, por ejemplo, en la pervaporación a 
35ºC la concentración de furfural en el permeado 
debería estar alrededor de los 3,0g/L para igualar 
el desempeño alcanzado en la evaporación; 
sin embargo, experimentalmente se encontró 
una concentración de aproximadamente 2,0g/L. 
La separación de furfural por evaporación es 
más selectiva que los valores encontrados 
experimentalmente para la membrana de PDMS 
por pervaporación.
Figura 3. Permeancia (A) y selectividad (B) en función de la temperatura.
También se observa en la Figura 3B que la 
membrana es más eficiente que la evaporación 
para retirar agua a temperaturas menores de 50ºC 
(ai ≥ 1 ). A temperaturas mayores esta eficiencia 
disminuye hasta equipararse con el proceso de la 
evaporación a 65°C. 
La disminución en la selectividad de la membrana 
hacia el agua se debe principalmente al aumento 
de las permeancias de los ácidos orgánicos 
(aumentando la permeancia desde 0,352kgmol x 
m-2h-1bar-1 a 35°C hasta 0,692kgmol x m-2h-1bar-1 
a 65°C) y en una menor proporción al incremento 
de la permeancia del furfural (que aumentó desde 
0,464kgmol x m-2h-1bar-1 a 35°C hasta 0,593kgmol 
x m-2h-1bar-1 a 65°C). La disminución en la 
selectividad de remoción del agua no se debe a 
la disminución de la permeancia del agua, la cual 
permaneció aproximadamente constante.
Generalmente, si la temperatura aumenta también 
lo hace la difusión y explicaría el aumento de la 
movilidad de los ácidos orgánicos y el furfural dentro 
la membrana. Este efecto también se aplica al 
agua, sin embargo la membrana está saturada con 
una composición tan alta de agua que el efecto es 
relevante para los componentes que se transfieren 
en menor proporción. Los diámetros de Stokes del 
ácido fórmico, ácido acético y el furfural son de 
0,323hm, 0,412hm y 0,348hm, respectivamente 
[16] y los incrementos en las permeancias al 
aumentar la temperatura desde 35°C hasta 65ºC 
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del ácido fórmico, ácido acético y el furfural fueron 
del 109, 82 y 28% respectivamente. Entonces, el 
aumento en la temperatura incrementa la difusión 
de estos componentes, pero la difusión en si sola 
no puede explicar un aumento tan significativo en 
las permeancias.
Por otro lado, la temperatura afecta la viscosidad 
reduciéndola y aumentando el flux, si el mecanismo 
de transporte se parece a aquel de flujo viscoso 
en medios porosos [43]. Consecuentemente, 
los resultados parecen indicar que existe una 
contribución de flujo viscoso en poros sobre 
el transporte de estos inhibidores a través de 
la membrana. En este sentido, la permeancia 
del agua entonces debería aumentar también, 
sin embargo, la membrana sintetizada en este 
trabajo es organofílica (Figura 3) y al aumentar 
el paso de los componentes orgánicos se afecta 
negativamente la permeancia del agua justificando 
su disminución leve desde 1,323kgmol x m-2h-1bar-1 
a 35°C hasta 1,270kgmol x m-2h-1bar-1 a 65°C.
La remoción de furfural se puede comparar con 
los resultados de Sagehashi et al. [23], quienes 
usaron membranas de PDMS. Las membranas 
utilizadas por Sagehashi et al. son selectivas 
a la remoción de furfural en todo el intervalo de 
temperaturas (40 – 120ºC) con una selectividad 
máxima alrededor de los 60°C y luego disminuye, 
a pesar de esto la membrana siempre es más 
eficiente removiendo furfural que en un proceso 
de evaporación convencional. Las permeancias 
del furfural obtenidas por Sagehashi et al. y esta 
investigación, a 60°C, fueron de 0,106kgmol x m-2h-1 
bar-1 y 0,570kgmol x m-2h-1bar-1, respectivamente. Sin 
embargo, la membrana de Sagehashi et al. es 20 
veces más selectiva al furfural que en este estudio.
Las altas permeancias obtenidas en este trabajo 
se deben a la diferencia de espesores de la 
membrana, Sagehashi et al. con un espesor 
de 200µm y en este trabajo con un espesor 
aproximado de 1µm. Con estos espesores de 
membrana se calcularon las permeabilidades y se 
encontró que la permeabilidad de la membrana del 
estudio de Sagehashi et al. 2007 es 37 veces menor 
comparada con la permeabilidad de la membrana 
de este estudio. Esto implica que las membranas 
deben ser preparadas con espesores mucho 
mayores para mejorar la selectividad, reduciendo 
el flujo a través de la membrana. Y sugiere que es 
la difusión a través de la membrana el mecanismo 
que controla principalmente la selectividad de la 
misma y no la solubilidad de los componentes en 
el polímero.
Conclusiones
Se preparó y evaluó el desempeño de una 
membrana de PDMS para la remoción de inhibidores 
presentes frecuentemente en el pretratamiento de 
material lignocelulósico proveniente del bagazo y 
las hojas de caña panelera.
La membrana preparada permite la remoción de 
ácido acético, ácido fórmico y furfural mientras 
no se presentó permeación alguna del ácido 
levulínico, xilosa, glucosa y HMF en el intervalo de 
temperaturas de 35 a 65 ºC.
El aumento de la temperatura incrementa las 
permeancias en el siguiente orden: ácido fórmico 
> ácido acético > furfural.
Los resultados indican que es posible realizar 
la detoxificación de hidrolizados mediante 
pervaporación y que para mejorar la selectividad 
del proceso es necesario preparar membranas 
con mayores espesores y/o mejores propiedades 
organofílicas.
Estos resultados permitirán explorar nuevas 
membranas y nuevos procesos híbridos de 
fermentación en donde se realiza la remoción 
simultánea de productos e inhibidores por 
pervaporación.
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